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Potent  inhibitors with  IC50 values at single‐digit micromolar concentrations  for AI‐2 mediated quorum 
sensing have been identified. On the second project, post‐synthesis modifications of DNA provide easy 
functionalizations for expanded applications such as aptamer selection. A CBT‐modified thymidine ana‐
logue  (CBT‐TTP) has been  synthesized and used  for enzymatic  incorporation  into DNA. Post‐synthesis 
modifications  through condensation with 1,2‐aminothiol  for  installation of a boronic acid moiety or a 


























































































































































































































































resistance. Bacterial quorum sensing has  received much attention  in  recent years because of  its  rele‐
vance  to pathological events such as biofilm  formation and virulence  factor expression. Based on  the 
structures  of  two  lead  inhibitors  (IC50:  35‐55  µM)  against  AI‐2 mediated  quorum  sensing  identified 



























ceivable  that  inhibitors of quorum  sensing  could have  therapeutic  applications.  In  addition,  selective 








dihydroxy‐2,3‐pentanedione  (DPD,  4)  is  synthesized  by  enzymes MTAN  (SAH/5’‐methylthioadenosine 
nucleosidase or SAHN) and LuxS from S‐adenosyl‐L‐homocysteine (SAH).34 Scheme 2.1 shows the biosyn‐
thesis of AI‐2 and three examples of the AI‐2 family of compounds. SAH is hydrolyzed by MTAN to ade‐
















are used  in different bacteria. For example, S‐THMF‐borate  (Compound 5)  is  recognized by LuxP  in V. 
harveyi,34 and R‐THMF is recognized by LsrB in S. typhimurium and E. coli.38  Despite the universal func‐

































































whole‐cell based assay using V. harveyi as  the model organism. Two  lead structures  (Figure 1.3), KM‐
03009 (16, IC50 35 µM) and SPB‐02229 (17, IC50 55 µM) were identified to exhibit potent inhibition while 
showing no obvious cytotoxicity at concentrations twice that of their IC50 values. When re‐docked these 
two structures  into the binding site of V. harveyi LuxP,  it was suggested that KM‐03009 could  interact 
with residues Ser79, Arg215, Thr266, and Arg310 through hydrogen bonding, and Tyr81, Trp82, Asn159, 
Ile211,  Phe206,  and  Ser265  through hydrophobic  interactions.  SPB‐02229 may  form hydrogen bonds 


















In  order  to  further  improve  potency  and  achieve  an  initial  understanding  of  the  structure‐
activity relationship, we have analyzed the structures of the two  lead compounds (KM‐03009 and SPB‐
02229). Though these were not especially potent inhibitors, they represented the first AI‐2 inhibitors at 
that  time and  the  structural  scaffold was novel and  small, which allows  for easy modification.  In  the 
crystal structure of V. harveyi LuxP‐AI‐2 complex, the positively charged side chains of Arg 215 and Arg 
310 were known to  interact with three of the four borate oxygen atoms and thus stabilize the anionic 


























































































cell‐free medium  from MM32  (Lacks  luxS enzyme which produces AI‐2),  respectively. The  results con‐


















Compound  R1 =  R2 =  X =  IC50 for AI‐2 (µM)  IC50 for AI‐1 (µM)
KM‐03009  Thiophen‐2‐yl  H  S  35±3  71±5 
20a  Thiophen‐2‐yl  H  O  >400  ‐‐ 
20b  Phenyl  H  O  >400  >400 
21b  Phenyl  H  S  89±10  158±22 
21c  Thiophen‐2‐yl  Ethyl  O  >400  >400 
21c  Thiophen‐2‐yl  Ethyl  S  138±25  143±18 
20d  Phenyl  Ethyl  O  >400  >400 













Compound  R1 =  R2 =  X =  IC50 for AI‐2 (µM)  IC50 for AI‐1 (µM) 
23a  Thiophen‐2‐yl  Ethyl  O  124±16  >400 
24a  Thiophen‐2‐yl  Ethyl  S  22±2  54±6 
23b  Phenyl  Ethyl  O  170±30  >400 
24b  Phenyl  Ethyl  S  33±4  96±20 
23c  Thiophen‐2‐yl  Isopropyl  O  127±21  >400 
24c  Thiophen‐2‐yl  Isopropyl  S  34±2  >400 
23d  Phenyl  Isopropyl  O  38±15  217±101 
24d  Phenyl  Isopropyl  S  33±4  >400 
23e  Thiophen‐2‐yl  Methyl  O  >400  >400 
24f  Phenyl  Methyl  O  >400  >400 
23g  4‐Bromophenyl  Ethyl  O  17±3  11±1 
24e  4‐Bromophenyl  Ethyl  S  14±2  35±10 
23h  4‐Bromophenyl  Methyl  O  81±3  115±35 
23i  3‐Bromophenyl  Ethyl  O  163±22  319±23 
23j  4‐Methoxyphenyl  Ethyl  O  87±6  79±15 
24f  4‐Methoxyphenyl  Ethyl  S  26±4  33±4 
23k  Propyl  Ethyl  O  >400  >400 
15 
24g  Propyl  Ethyl  S  122±36  51±6 
 
In comparing between esters and amides (Part D), higher inhibition activities of the ethyl and iso‐
























Compound  Ar =  X =  IC50 for AI‐2 (µM)  IC50 for AI‐1 (µM) 
27a  Phenyl  O  8.7±2.9  293±108 
28a  Phenyl  S  5.7±0.8  32±2 
27b  4‐Methylphenyl  O  8.2±2.3  66±32 





























seems  to  result  in diminished activities. For example,  compound 23g  (sulfone) has an  IC50 of 17 µM, 
while the corresponding sulfoxide (26a, Table 1.4) has an IC50 of 48 µM. The possible reason for the ac‐












































presence of the  inhibitors ranged  from 80‐170% of that of the controls  (without any  inhibitors), while 
the bioluminescence intensity of these experiments with inhibitors at IC50 concentrations was only 30‐60% 





ed  a  Comparative Molecular  Field  Analysis  (CoMFA).  The  CoMFA methodology  is  a  3D Quantitative 
Structure‐Activity Relationship (3D‐QSAR) technique by analyzing the steric and electrostatic fields.15 In 








hibitory  activities,  respectively.  Statistically,  the  resulting  standard  error  (SE)  of  0.207,  noncross‐
validated  correlation  coefficient  (r2) of  0.931,  cross‐validated  coefficient  (q2) of  0.922  and  F  value of 
76.72 confirm  the  reliability of our CoMFA model. Table 1.5 shows  that comparison of  the calculated 
20 





Compound  Experimental pIC50 Predicted pIC50 Residual 
KM‐03009  4.46  3.87  0.59 
SPB‐02229  4.26  4.44  ‐0.18 
20a  3.00  3.22  ‐0.22 
20b  3.00  3.25  ‐0.25 
21b  4.05  3.87  0.18 
20c  3.00  3.13  ‐0.13 
21c  3.86  3.91  ‐0.05 
20d  3.00  3.30  ‐0.30 
21d  4.04  3.71  0.33 
23a  3.91  3.91  0.00 
24a  4.66  4.32  0.33 
23b  3.77  3.62  0.15 
24b  4.48  4.55  ‐0.07 
23c  3.90  4.11  ‐0.21 
24c  4.47  4.38  0.09 
23d  4.42  4.32  0.10 
24d  4.48  4.56  ‐0.08 
23e  3.00  3.01  ‐0.01 
23f  3.00  3.12  ‐0.12 
21 
23g  4.77  4.51  0.26 
24e  4.85  4.94  ‐0.08 
23h  4.09  3.76  0.34 
23i  3.79  3.83  ‐0.04 
23j  4.06  4.13  ‐0.07 
24f  4.59  4.73  ‐0.14 
23k  3.00  3.04  ‐0.04 
24g  3.91  4.00  ‐0.09 
27a  5.05  4.89  0.15 
28a  5.22  5.51  ‐0.28 
27b  5.10  4.95  0.15 
28b  5.22  5.48  ‐0.26 
27c  4.51  4.40  0.11 
27d  3.80  3.67  0.14 
27e  3.00  2.97  0.03 
26a  4.32  4.40  ‐0.08 
25a  3.00  3.10  ‐0.10 
25b  3.00  2.95  0.05 
32a  3.00  3.08  ‐0.08 
32b  3.82  3.85  ‐0.03 
38a  3.00  3.01  ‐0.01 
38b  3.57  3.69  ‐0.11 
22 
Experimental pIC50





















map, a high density of green and yellow colors around  the R1 substituent  (Figure 1.4) suggests  that a 














it  should be noted  that whole  cell bacterial assays have  certain  intrinsic experimental variations  that 
may not allow us  to draw  firm conclusions  related  to  structural variations  that only  resulted  in  small 
changes in activities. When the same compound was tested using an entirely new batch of bacteria from 











acetates  or  5‐(Bromomethyl)isoxazole.  Representative  Procedure  for  Substitution  of  Thiophene‐2‐
thiol (18a) and 2‐Iodoacetamide (Schemes 1.2 and 1.3, reaction a; Scheme 1.5, reaction b): A mixture 














































2‐(Thiophen‐2‐ylsulfonyl)acetamide  (20a).  White  solid;  yield  44%  for  two  steps;  1H  NMR 




2‐(Phenylsulfonyl)acetamide  (20b). White solid; yield 89%  in  two steps.  1H NMR  ((CD3)2CO)  δ 





































Methyl  2‐(thiophen‐2‐ylsulfonyl)acetate  (23e). Colorless oil;  yield 73%  in  two  steps;  1H NMR 
















































for  Thiation  of  2‐(Phenylsulfonyl)acetamide  (20a)  (Scheme  1.2,  reaction  c):  To  a  solution  of  2‐
(thiophen‐2‐ylsulfonyl)acetamide  (20a,  33 mg,  0.17 mmol,  1.0  equiv.)  in  anhydrous  THF  (5 mL) was 
added  Lawesson’s  reagent  (67 mg,  0.17 mmol,  1.0  equiv.)  at  room  temperature  under N2;  then  the 
reaction  was  heated  at  reflux  for  2  h.  After  solvent  was  evaporated,  the  residue  was  dissolved  in 
dichloromethane (50 mL). The solution was washed with H2O (5 mL), brine (5 mL), and dried over Na2SO4. 
Evaporation  of  solvent  afforded  the  crude  product  which  was  purified  by  column  chromatography 
(Hex/EtOAc/Acetone 1:1:0.01)  to  give 2‐(Phenylsulfonyl)ethanethioamide  (KM‐03009, 22 mg, 61%)  as 
white solid. 
 
2‐(Thiophen‐2‐ylsulfonyl)ethanethioamide  (KM‐03009).  White  solid,  yield  38%;  1H  NMR 
((CD3)2CO) δ 9.13 (br, 1H), 8.70 (br, 1H), 8.05‐8.06 (dd, J = 1.2 Hz, 4.8 Hz, 1H), 7.77‐7.79 (dd, J = 1.2 Hz, 
30 
4.0 Hz), 7.26‐7.28  (dd,  J = 4.0 Hz, 4.8 Hz, 1H), 4.66  (s, 2H);  13C NMR  ((CD3)2CO) δ 192.7, 139.0, 135.5, 
135.2, 127.9, 70.5; MS (ES+), m/z 222 (M+1) +, 244 (M+Na)+; m.p. = 154‐155 °C. 
 


















b):  To  a  solution  of  ethyl  2‐(thiophen‐2‐ylsulfonyl)acetate  (23a,  50  mg,  0.22  mmol,  1.0  equiv.)  in 
anhydrous o‐xylene (2 mL) was added Lawesson’s reagent (174 mg, 0.43 mmol, 2.0 equiv.) under N2. The 
reaction was heated under  reflux  for 6 h. After solvent was evaporated,  the  residue was dissolved  in 
31 
dichloromethane (50 mL) and the solution was washed with H2O (5 mL), brine (5 mL × 2), and dried over 
Na2SO4.  Evaporation  of  solvent  afforded  the  crude  product,  which  was  purified  by  column 
chromatography  (Hex/EtOAc, 6:1)  to give O‐ethyl 2‐(thiophen‐2‐ylsulfonyl)ethanethioate  (24a, 18 mg, 
34%) as light yellow solid. 
 



























































































equiv.)  at 0  °C.  Then  the  reaction mixture was  stirred  at 0  °C  for 25 min.  The  reaction  solution was 
filtered and diluted with DCM (10 mL) and was washed with saturated NaHCO3 (8 mL × 2), H2O (8 mL) 










General  Experimental  Procedure  for  Hydrolysis  of  Esters.  Representative  Procedure  for 


































































 2‐(Phenylthio)acetaldehyde  (35b). Colorless oil, yield 94%;  1H NMR  (CDCl3) δ 9.54‐9.55  (t,  J = 
3.2 Hz, 1H), 7.25‐7.38 (m, 5H), 3.60‐3.61 (d, J = 3.2 Hz, 2H); MS (ES+), m/z 153 (M+1) +. 
 
General  Experimental  Procedure  for  Synthesis  of  Aldoximes  from  Aldehydes  (36). 
Representative Procedure for Synthesis of 2‐(thiophen‐2‐ylthio)acetaldehyde oxime (36a) (Scheme 1.6, 

















General  Experimental  Procedure  for  the  Reduction  Reaction.  Representative  Procedure  for 




(3.5  h).  Then  the  solution  of  5 N NaOH was  added  to  adjust  the  pH  to  11.0  and  then  solvent was 
evaporated. Dichloromethane (50 mL) was added and the solution was washed with saturated NaCl (8 
mL × 2), and dried over anhydrous Na2SO4. Evaporation of solvent afforded  the crude product, which 














MM32 and BB886  strains of V. harveyi were purchased  from ATCC  (MM32 #BAA‐1121, BB886 #BAA‐
40 





Cell growth  test was performed according  to  literature protocol.14 MM32  strain of V. harveyi 
(ATCC #BAA‐1121) was grown  for 16 h with aeration  (175  rpm) at 30  °C  in 2 mL of AB medium with 
antibiotics (kanamycin 50 µg/mL and chloramphenicol 10 µg/mL). Then this bacterial culture was diluted 
100‐fold with 20 mL AB medium  in a 250 mL  flask,  tested  compounds were added and  incubated at 





seeded  on  fresh  LM  plates  and  then  cultured  in  the  presence  of  kanamycin  50  µg/mL  and 
chloramphenicol 10 µg/mL. Colonies appeared after overnight incubation at 30 °C. Single colonies were 
picked  from  the  LM  plates  and were  grown  for  16  h with  aeration  (175  r.p.m.)  at  30  °C  in  2 mL  of 
Autoinducer  Bioassay  (AB) medium10 with  antibiotics  (kanamycin  50  µg/mL  and  chloramphenicol  10 
µg/mL). Then the solution was diluted to OD600 0.7 and the bacteria preinoculum was grown  in AB‐Fe 
medium with 1.2 mM of iron to a OD600 of 1.0‐1.1 with shaking at 30 °C (175 r.p.m.) for 1‐1.5 h.11 The 









24‐48  h.  The  colonies  appeared were  counted.  The  concentration  of  bacteria, which  yielded  30‐300 
colonies  was  considered  valid  and  CFU  was  recorded.  The  CFU  (colony  forming  unit)  ratio 
(CFU1/2/CFUblank) and the luminescence ratio (Luminescence1/2/ Luminescenceblank) were compared. 
1.4 Conclusions 
In  this  study,  structure  optimization was  performed with  two  hit  compounds  obtained  from 













Nucleic  acids  have  been  used  in  a  number  of  applications  such  as  therapeutic  agents  and 
nanomaterials.  Post‐synthesis  modification  of  DNA  is  an  important  way  of  functionalizing  DNA 
molecules  for  extended  applications.  In  this  research,  a  method  that  enzymatically  incorporates  a 
cyanobenzothiazole  (CBT)‐modified  thymidine  has  been  described.  The  side  chain  handle  CBT  can 








(siRNA)22  and  microRNA  (miRNA)23  were  found  to  play  important  roles  in  post‐translational  gene 





of  the  target mRNA by RNase H.26 The high specificity and  low  toxicity have suggested  that antisense 




Besides  antisense  therapy,  nucleic  acid  aptamers  are  emerging  as  promising  therapeutic 
agents.31‐33  Nucleic  acid  aptamers  are  DNA  or  RNA molecules  that  form  complex  three‐dimensional 
structures  and  could  bind  to  specific  targets  with  high  affinity.  Aptamers  are  obtained  from 
combinatorial  nucleic  acid  libraries  through  in  vitro  selection  process  termed  SELEX  (Systematic 
Evolution of Ligands by Exponential Enrichment).34‐36  In this process, nucleic acid strands  in the  library 
bound with the target were separated from the unbound to form an enriched library, which is subject to 
amplification  and  subsequently  another  round  of  selection.  Repeated  positive  selection  process  and 
counter‐selection  could ensure  the binding affinity and  specificity. The  target of aptamer  range  from 
small molecules  such  as  theophylline,37  flavin mononucleotide  (FMN)38  and  adenosine  triphosphate 
(ATP),39 proteins such as thrombin,34 streptavidin40 and reverse transcriptase41 to complex systems such 
as  cell  surface.42  These  aptamers  bind  to  their  targets  selectively with  dissociation  constants  in  the 
nanomolar to micromolar  range. Compared to antibodies which are  relatively unstable and are raised 
from  time‐consuming  in  vivo  approaches,  nucleic  acid  aptamers  exhibit  advantages  such  as  low‐cost 
solid phase synthesis and easy chemical modifications. Therefore, aptamers show great potential in the 
application  of  diagnostics  and  therapeutics.  Pegaptanib,  which  is  an  RNA  aptamer  against  vascular 
endothelial growth factor (VEGF)‐165, has been approved by US FDA for the treatment of neovascular 
age‐related macular degeneration (AMD).43   
In addition  to  the  therapeutic applications of nucleic acids  in antisense and aptamer  therapy, 
the  unique  physical  and  chemical  characteristics  of DNA  as  genomic materials  also make  them  very 








are also unstable under basic  conditions. Second,  they  show extremely poor membrane permeability 
due to the highly charged backbone. These two properties decreased the bioavailability of unmodified 
nucleic  acids.  Third, much  less  functional  groups  for binding  are  found  in nucleic  acids  compared  to 
proteins  and  peptides.  This  might  be  one  reason  for  the  inefficient  aptamer  selection  process.  In 
addition,  for many  applications, nucleic  acids must be equipped with  specific  functionalities,  such  as 






2) backbone modifications such as using phosphorthioate  instead of phosphordiester  linkage  to avoid 
nuclease degradation; and 3) conjugation with other molecules. Oligonucleotide conjugation could be 



















R2 = S phosphorothioate  
Figure 2.1 Strategies for nucleic acid modification  
In  our work  of  preparing modified DNA, we  are  especially  interested  in  building boronic  acid‐
functionalized DNA  libraries  for aptamer selection.50  It  is well known that boronic acid as a Lewis acid 








Glycosylation  is  one  of  the most  important  protein  post‐translational modifications  and  is  in‐
volved a variety of biological processes such as cell signaling and cell‐cell interactions.58 Altered protein 
glycosylation  patterns  are  implicated  in  a  number  of  diseases  such  as  diabetes59  and  cancer.60,  61 
Carbohydrate  based  biomarkers  have  been  identified  for  many  diseases.62‐65  However,  protein 
glycosylation is not directly encoded in the genome and is controlled by various factors. This has made 
glycosylation  extremely  complicated  and  difficult  to  study.  Due  to  their  high  binding  affinity  and 
specificity, aptamers could be a useful  tool  for the study of glycosylation and thus possible diagnostic 
and  therapeutic agents  for  glycosylation‐related diseases. Considering  the  intrinsic  affinity of boronic 
acid  to  carbohydrates,  it  is  conceivable  that when DNA  is modified with  a  boronic  acid moiety,  the 
aptamer  selection  might  be  gravitate  toward  the  glycosylation  site  and  therefore  for  specific 
differentiation of the glycosylation patterns. 
Recent advances  in bioorthogonal  reactions  (or “click”  chemistry)49  such as Huisgen 1,3‐dipolar 
cycloaddition  has  brought  new  strategies  for  DNA modification.  Specifically,  the  labs  of  Seela66  and 
Carell67 first reported the functionalization of DNA nucleobases through copper(I)‐catalyzed azide‐alkyne 
cycloaddition (CuAAC) reaction, which was developed by Sharpless68 and Meldal.69 This protocol is highly 
efficient and specific, and results  in almost quantitative  incorporation of different  labels  into the DNA. 
While these seminal reports have allowed easy DNA modification, the CuAAC method has the  issue of 
copper‐catalyzed  cleavage  of  DNA.49  In  addition,  Cu(I)  also  poses  stability  problems  for  some  other 
functional  groups.  For  example,  boronic  acid  was  reported  to  be  degraded  during  post‐synthetic 
functionalization of DNA using CuAAC.70 Copper‐free chemistry has thus been used recently by different 
researchers, including strain‐promoted azide‐alkyne cycloaddition,71 Staudinger  ligation,72, 73 Diels‐Alder 





In  the  previous  studies  our  group  has  successfully  demonstrated  the  synthesis  and  enzymatic 
incorporation of C5‐boronic  acid‐modified  TTPs  (B‐TTP)  into DNA79‐81    (Figure  2.2). A  series of B‐TTPs 







To  explore  solid‐phase  synthesis  of modified DNA  and  to  avoid  Cu(I)‐mediated degradation  of 
specific  boronic  acid  we  have  also  synthesized  deoxyuridine  phosphoramidite  (49)  bearing  DIFO,  a 
strained  alkyne handle82  to  incorporate  functional  groups  such  as  boronic  acids  through  copper‐free 
post‐synthesis modification (Figure 2.3).70  It was found that the copper‐free “click” chemistry could be 














attempt  to  circumvent  these  restrictions,  and most  importantly,  to develop a novel platform  for  the 
rapid  and  specific  post‐synthesis modification  of  DNA  that  can  address  some  limitations  of  current 
methods, we are further interested in the strategy of enzyme‐catalyzed (such as PCR) synthesis of DNA 





such as aptamer selection. Because even  if the yield of the desired  isomer  is 90% at a single base, the 
synthesis  of  a  90‐mer  DNA would  have  the  possibility  of  generating multiple  isomers with  random 













involve protection/deprotection during  the  synthesis.  In addition,  the 1,2‐aminothiol also  renders  the 
click‐labeling  agent  good  solubility  in  aqueous  solution.  Based  on  the  known  fact  that  5‐position 
modification of deoxyuridine can be tolerated by polymerases and reverse transcriptases87 and our own 






































undergoes Michael  addition  reaction with  L‐cysteine  ethyl  ester  (52). Oxidative  cyclization  and  ring‐










The  labeling  agent,  boronic  acid‐modified  cysteine  analogue  (Cys‐BA,  65) was  synthesized  in  4 
steps  (Scheme  2.3).  According  to  literature  procedures,92  commercial  L‐cysteine was  protected with 










that  CBT‐TTP  would  proceed  in  the  same  fashion.  To  confirm  this,  kinetic  study  using  literature 
methods136,137was  performed  for  the  reaction  between  the  precursor  CBT‐T  (59,  Scheme  2.2)  and 
cysteine. The  reaction mixture was  stirred at  room  temperature and monitored by HPLC at different 
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TTP  (Lane  2,  Figure  2.6B). However,  after  being  treated with  Cys‐BA  (1 mM,  final  concentration  (50 






2.6B), which  is due  to  the well‐known oxidation  reaction of converting phenyl boronic acid  functional 
group into phenol group.93 As a control, the mobility for the dNTPs‐DNA21 (extended DNA product using 







synthesis  labeling using  “click”  reagent Cys‐BA, 20% PAGE analysis. 1) dNTPs‐DNA21, 2) CBT‐DNA21, 3) 
dNTPs‐DNA21 + Cys‐BA, 4) CBT‐DNA21 + Cys‐BA, 5) Cys‐BA “Click” labelled CBT‐DNA21 treated with H2O2; 
 
Understandably,  mobility  studies  alone  would  not  be  enough  to  prove  the  post‐synthesis 
modifications. MALDI‐MS  was  used  to  further  examine  the  DNA  products.  Specifically,  dNTP‐DNA21 
treated with Cys‐BA (Lane 3, Figure 2.6B) had the same peak with m/z of 6518 (Figure 2.7B, calculated 
[M+H]+:  6519,  for MALDI  spectrum  please  see  Appendix)  as  the  original  DNA  product.  Such  results 
indicate that Cys‐BA does not  interfere/react with dNTP‐DNA21, as expected.  In contrast, full extension 
of the primer using CBT‐TTP instead of dTTP yielded a CBT‐DNA21 (Lane 2, Figure 2.6B) with m/z of 6716 
(Figure  2.7A,  calculated  [M+H]+:  6717)  in  MALDI‐MS.  When  treated  with  Cys‐BA,  CBT‐DNA21  was 
converted to a “click” labeled product (Lane 4, Figure 2.6B) with m/z of 6917 (Figure 2.7C, calculated [M‐













the  effect  of  a  CBT  and  boronnic  acid  moiety  on  the  thermostability  of  a  DNA  duplex.  This  was 
investigated  through  a  thermodenaturation  study. Double  stranded DNA21  prepared  through  Klenow 
fragment  (3’‐5’‐exo)  was  purified  using  Millipore  Amicon  3k  membrane  filter  and  used  for  the 
thermostability test in PBS buffer. Considering the reversible denaturation of dsDNA, the UV absorbance 
of  the  cell was  recorded while  the  temperature was decreasing by  a  rate of 0.5  °C/min. UV melting 
curves are shown in Figure 2.8. The results (Table 2.1) have suggested that the incorporation of one CBT 
57 








DNA/Rounds  1  2  3  4  Average 
dNTPs‐DNA21  72.97  73.02  73.02  72.97  73.00 ± 0.03 
CBT‐DNA21  70.94  70.97  70.97  70.97  70.96  ± 0.02 
CBT‐DNA21 + Cys‐BA  69.87  70.92  69.92  70.92  70.24  ± 0.59 
 
After  successful  incorporation  of  one CBT moiety  into DNA  using  Klenow  fragment‐catalyzed 
primer extension  reaction, we  further explored  the  feasibility of  incorporating multiple CBT moieties. 
Thus,  21‐nt  Template‐2  (5’‐TCAGTCACCAGCAACCCGCTA‐3’)  and  Template‐3  (5’‐
CACGACACCAGCAACCCGCTA‐3’) were designed to  incorporate two and three CBT‐TTP, respectively. To 





was  thus  chosen  instead  for  the  reaction. As  is  shown  in Figure 2.9A,  the electrophoretic mobility of 
modified DNA21 (lanes 2, 3 and 4) was further decreased with the incorporation of more CBT moieties. 
This  clearly  indicated  the  successful  incorporation  of  multiple  CBT‐TTP  into  DNA  through  enzyme‐















Encouraged by  the successful  incorporation of CBT‐TTP  into short DNA sequences, we  further 
investigated  the  PCR  amplification  of  a  longer  90‐mer  DNA  strand.50  A  90nt  ssDNA  template  (5’‐
CCTTCGTTGTCTGCCTTCGTGAGCGGAGTCAGACGCACGCTCGTACCTGTGCGCAAGCACTATGACGGACACCCTT
CAGAATTCGCACCA‐3’) was  used  in  the  PCR  study. We  first  screened  the  incorporation  using  three 
commercially available polymerases, including a family A polymerase from Thermus aquaticus (Taq) and 
family B polymerases  from Thermococcus  litoralis  (Deep VentR exo‐) and Thermococcus kodakaraensis 
(KOD  XL),  which  was  used  for  primer  extension  experiments.  As  can  be  seen  from  the  results 
summarized  in Figure 2.10,  incorporation of CBT‐TTP were  inefficient when using Taq  (Lane 2, Figure 
2.10) and Deep Vent (Lane 6, Figure 2.10). On the other hand, efficient  incorporation was obtained by 








Since experiment has  indicated that KOD XL could efficiently  incorporate CBT‐TTP  in both PCR 
and primer extension  reactions. Therefore,  further  studies were  then conducted using KOD XL as  the 
60 
polymerase. Post‐synthesis  labeling of  the PCR product was explored using  synthesized Cys‐BA and a 
fluorescent  labeling agent Cys‐FITC. As a negative control, no DNA product (Lane 1, Figure 2.10A) was 




























DNA product after post‐synthesis modification of CBT‐DNA90  (lane 3)   with Cys‐BA  for 30 min, 5) DNA 
yielded  after post‐synthesis modification of dNTPs‐DNA90  (Lane 2) with Cys‐BA  for 30 min; B.  “Click” 





From  experimental  results  obtained  above,  it  was  demonstrated  that  CBT‐TTP  could  be 
successfully incorporated into DNA strands through enzymatic primer extension and PCR reactions. The 






Solvents  and  reagents  were  purchased  from  VWR  International,  Oakwood  Product  Inc.,  or 
Sigma‐Aldrich  Co.  and  used  without  purification  unless  specified  otherwise.  When  necessary,  solid 
reagents were dried under high vacuum. Reactions with compounds sensitive to air or moisture were 




0.040‐0.063 mm) using a weight ratio of ca. 30:1  for silica gel over crude compound.  1H,  13C, and  31P‐







DNA  primers  and  templates  were  purchased  from  Integrated  DNA  Technologies.  Klenow 

































over  Na2SO4.  Solvent  evaporation  followed  by  flash  chromatography  (Hex:  EtOAc,  6:1)  afforded 
compound 58 as a light yellow solid (900 mg, yield 82%). 1H NMR (CDCl3): 8.13 (d, J = 9.1 Hz, 2H), 7.50 (d, 
J = 2.5 Hz, 1H), 7.24 (dd, J = 2.5, 9.1 Hz, 1H), 4.82 (d, J = 2.4 Hz, 2H), 2.59 (t, J = 2.4 Hz, 1H); 13C NMR 






















in vacuum over P2O5 overnight)  in anhydrous  trimethylphosphate  (0.6 mL) was added  freshly distilled 




triethylammonium  bicarbonate  solution  (0.1 M,  pH  8,  11 mL) was  added. After  stirring  at RT  for  an 
additional hour, the resulting reaction mixture was transferred to a 50‐mL centrifuge tube. Then EtOH 


























Compound  64  was  stirred  in  DCM/TFA  (20 mL/20 mL)  at  RT  for  another  2  h.  Solvent  was 
evaporated  under  vacuum  and  the  residue  was  treated  with  diethyl  ether  (100 mL).  The  resulting 
precipitate was collected through filtration. After washing several times with diethyl ether, the collected 
precipitate was dissolved  in EtOH/H2O  (300 mL/300 mL) with  stirring  for 30 mins. Evaporation of  the 
solvent yielded compound 65 as a white solid (497 mg, 73% in two steps). 1H NMR (CD3OD): 7.67 (d, J = 
4.0 Hz, 2H), 7.25 (d, J = 4.0 Hz, 2H), 4.39 (m, 1H), 4.08 (m, 1H), 3.00 (m, 2H); 13C NMR (CD3OD): 168.2, 




The  reaction  mixtures  of  a  final  volume  of  50  μL  contained  21‐nt  template  (5’‐ 




Reactions  were  performed  by  incubating  the  prepared  solutions  at  25  °C  for  30  min.  The  primer 
extension products were analyzed by 20% PAGE.  
2.3.3.2 General procedure for KOD‐XL catalyzed primer extension using dTTP or CBT‐TTP 
The  reaction mixtures  of  a  final  volume  of  50  μL  contained  21‐nt  template  (Template‐2:  5’‐
TCAGTCACCAGCAACCCGCTA‐3’,  Template‐3:  5’‐CACGACACCAGCAACCCGCTA‐3’,  20  μM),  14‐nt  primer 
(5’‐TAGCGGGTTGCTGG‐3’, 20 μM), 10 mM Tris‐HCl, 50 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 1 mM Dithiothreitol at 









reagents.  The  resulting  DNA  products  after  post‐synthesis modification were  purified with Millipore 
Amicon 3 kDa spin column and analyzed by 20% polyacrylamide gel electrophoresis. For MALDI analysis, 
the  DNA  product  was  further  purified  on  a  Sephadex  G25  column.  Fractions  were  collected  and 
concentrated using a Millipore Amicon 3 kDa spin column. 
2.3.3.4 General procedure for PCR incorporation using dTTP or CBT‐TTP 
The  PCR  mixture  of  a  final  volume  of  50  μL  contained  DNA  90‐nt  template  (5’‐
CCTTCGTTGTCTGCCTTCGTGAGCGGAGTCAGACGCACGCTCGTACCTGTGCGCAAGCACTATGACGGACACCCTT
68 
CAGAATTCGCACCA‐3’,  10  nM),  primer  1  (5’‐TGGTGCGAATTCTGAAGGGT‐3’,  1  μM),  primer  2  (5’‐
CCTTCGTTGTCTGCCTTCGT‐3’, 1 μM), dATP, dCTP, dGTP, dTTP or CBT‐TTP at a concentration of 200 μM, 









incubated  at  37  °C  for  30 min.  The  negative  control  experiment was  performed  following  the  same 








7.4)  to  afford  the  final  concentration  of  CBT‐T  (500  μM),  L‐cysteine  (550  μM)  in  a  mixture  of 
acetonitrile/PBS buffer (v/v: 1/4). The resulting mixture was stirred at room temperature and monitored 
by HPLC  at  different  time  points  in  a  similar way  as  literature  reported.95, 96 Applying  similar  kinetic 




a  temperature control module. Duplex DNA samples were prepared  through Klenow  fragment primer 
extension reactions with dTTP or CBT‐TTP. Post‐synthetic sample was prepared by click reaction of CBT‐
DNA21 with Cys‐BA. All samples were cleaned using Millipore Amicon 10 kDa spin column. The samples 




Nucleic  acids  have  been  used  in  a  number  of  new  applications  including  therapeutics  and 






















nm.  It  has  been  proved  to  be  very  selective  and  efficient. Detection  limit  is  about  1  µM  in  20 mM 
phosphate buffer (pH 7.5)/0.05% Tween‐20 (Buffer/Tween) and 5 µM in commercial bovine serum. This 
















Endogenous  H2S  is  produced  during  cysteine  (Cys)  metabolism.  Three  main  pathways  for 
enzymatic H2S  synthesis have been discovered,  including  synthesis by  cystathionine  β‐synthase  (CBS, 
mainly  localized  in  brain  and  liver),102  cystathionine  γ‐lyase  (CSE,  mainly  localized  in  liver),103  and 
cysteine  aminotransferase  (CAT)/3‐mercaptopyruvate  sulfurtransferase  (3MST,  mainly  localized  in 
vascular endothelium and brain).104, 105 Since H2S  is present  in human brain106, 107 and blood108  in  fairly 
high concentrations (10‐150 µM), there have been  intensive efforts  in exploring the biological roles of 
H2S. With  the  aid  of  various  bio‐analytical  techniques,  H2S  has  been  identified  as  one  of  the  three 
gasotransmitters,109,  110  joining  nitric  oxide  (NO)111  and  carbon  monoxide  (CO).112  H2S  regulates  the 
respiration chain by  inhibiting complex  IV,  cytochrome oxidase.113, 114  It also dilates blood vessels and 
lowers blood pressure by acting as a smooth muscle relaxant and by opening the potassium dependent 
ATP  channel.115‐117  The  signaling mechanism  of H2S  is  through  protein  S‐sulfhydration,  conversion  of 
cysteine –SH groups to –SSH.118‐121 The endogenous concentration of H2S is closely related to numerous 
diseases,  including  cardiovascular  diseases,  Down  syndrome,122  and  lung  diseases.123 
Endogenous/exogenous H2S was also found to show protective effects in the cardiovascular (CV)124 and 
central nervous  systems  (CNS)125 and  to play a dose‐dependent  regulatory  role  in  inflammation.126, 127 
Therefore, the regulation of H2S  levels  is a possible drug development strategy.128, 129 Slow‐release H2S 
donors are needed  for a continuous  low‐level production of H2S, and thus are useful  in both research 










however,  several  recent  studies  have  indicated  that  the  concentration  of  free  H2S  is  in  the  low 
nanomolar range;137, 138 which  is orders of magnitude  lower than previously reported. Considering this 
discrepancy  in published data  and due  to  the  clinical  relevance of H2S,  accurate measurement of  its 
endogenous concentration  is very  important. Before the biological  roles of H2S had been revealed,  its 
measurement primarily had applications  in the environmental area. Sulfide detection was explored by 




Gas chromatography  (GC)  is  the most commonly employed chromatographic method.134, 140‐143 
Specifically, H2S containing gas in the headspace of a sample or liberated from strongly acidic solutions 
of sample preserve  is  injected  into  the GC column. After separation,  it  is detected by photoionization 
detector  (PID),143  flame  photometric  detector  (FPD),141,  142  or  pulsed  flame  photometric  detector 
(PFPD).140 For derived products, GC‐MS134 and high performance  liquid chromatography (HPLC)144 have 
also  been  employed  in  the  detection  of  H2S.  Because  the  additional  separation  step  provides  high 
resolution with low background, chromatographic methods are able to selectively detect H2S with a very 
low detection  limit  (pM‐nM). However,  the use of chromatographic methods  is  limited because of  its 
74 
heavy reliance on  instruments.  In addition, multistep sample preparation  is often required, which also 
adds inconvenience to the analytical procedure. 
Electrochemical  methods  include  the  use  of  either  silver/sulfide  selective  membrane 
electrodes145‐149 or polarographic methods.150, 151 These methods can provide nanomolar detection limits. 




Besides  chromatographic  and  electrochemical methods,  a  colorimetric method, which  takes 
advantage of the reaction between H2S and N,N‐dimethyl‐p‐phenylenediamine, has been approved by 
US  Environmental  Protection  Agency  (EPA)  as  a  standard method  for  H2S  quantitation  in  aqueous 
solutions (Figure 1).152‐155 This reaction uses Fe3+ as the oxidant and forms a dye, methylene blue, as the 
product, which absorbs intensely at 670 nm. This absorption change is used to quantitate H2S in solution. 
The methylene  blue method  has  a  detection  limit  in  the  nanomolar  range  and  has  been  used  in  a 
number of studies for H2S quantitation in biological samples. However, dimers and trimers of methylene 
blue  are  formed  at  concentrations  higher  than  30  µM, where  a  linear  calibration  curve  cannot  be 
obtained. As a result, the quantitation of H2S at concentrations greater than 30 µM should be done using 
diluted samples.  
Because of  the high  sensitivity and  the ability  to conduct analysis  in  live  systems,  fluorescent 
probes  have  found  a  wide  variety  of  applications.  A  typical  fluorescent  probe  functions  through  a 
selective reaction, either reversible binding or irreversible conversion, with the target molecule to form 
a product, which shows distinct absorption or fluorescence changes compared to the probe  itself. The 
change  in  absorption  or  fluorescence  is  then  used  for  the  detection  or  quantitation  of  the  target 











sulfide  concentrations  under  physiological  conditions,  we  undertook  the  effort  of  searching  for  a 
selective  chemosensing  agent  for  hydrogen  sulfide.  For  easy  use  in  a  biology  lab,  the  chemosensing 
agent should (1) act fast (within seconds) under mild conditions, (2) be chemically stable for long‐term 
storage,  (3)  be  sensitive  for  detection  under  near  physiological  conditions,  (4)  show  a  linear 
concentration‐signal relationship within physiologically relevant hydrogen sulfide concentration ranges 
for easy quantitation, (5) show minimal or no interference by other anions in the blood serum, and (6) 
be  functional  in  aqueous  solutions  and  blood  plasma.  Herein  we  report  the  development  of  a 
fluorescent  chemoprobe  and  its  application  in  the  determination  of  hydrogen  sulfide  in  aqueous 
solution, serum and whole blood. 
Fluorescence  is  one  of  the  most  sensitive  detection  methods.  Thus  we  were  interested  in 
selecting a fluorophore, which has a high quantum yield, emits at a  long wavelength, and responds to 
hydrosulfide by fluorescent property changes. Dansyl is a commonly used fluorophore, and well known 




electron‐withdrawing  group  would  occur  at  an  accelerated  rate.  Because  of  the  difference  in 
electronegativity of  the azido and amino groups and  the added degree of  rotational  freedom  for  the 







The  synthesis  of  DNS‐Az  is  simple  with  only  one  step  from  commercially  available  DNS‐Cl. 
Sodium  azide  reacts  fast with DNS‐Cl  to  yield  the  product  nearly  quantitatively.  The  product  (67)  is 
purified  through  flash  chromatography,  and  is  ready  for  further  evaluation  for  hydrogen  sulfide 
detection. 
3.2.2 Evaluation of DNS‐Az as a fluorescent probe for hydrogen sulfide 
Due  to  quenching  effect  of  the  azido  group,  DNS‐Az  (67)  by  itself  is  non‐fluorescent.  The 
fluorescence quantum yield of DNS‐Az  is 0.007  in acetonitrile  (ACN).  In order to evaluate DNS‐Az as a 
fluorescent probe for hydrogen sulfide, Na2S was used as a hydrogen sulfide source. Upon addition of 
















were  conducted  in  20  mM  phosphate  buffer  (pH  7.5)/ACN  1:1,  150  fold  of  fluorescent  intensity 
enhancement was observed with  the addition 25  μM of sulfide. For a  thorough understanding of  the 
solvent effect, we  tested  the  following solvent systems: acetonitrile, deionized water, 20 mM sodium 
phosphate  buffer  (pH  7.5),  acetonitrile/water  (1:1),  acetonitrile/phosphate  buffer  (1:1),  and  20 mM 







































was  phosphate  buffer  or water  alone.  The  presence  of  sodium  phosphate  buffer  did  not  affect  the 
fluorescence intensity (Figure 3.2). Very interestingly, addition of 0.0 
5% of Tween‐20, a commonly used additive in biological experiments as a buffer component, led 
to a substantial  increase  in  the magnitude of  the  fluorescent  intensity change of DNS‐Az upon sulfide 






































































In order  to  study  the  selectivity of  this  chemoprobe  for  sulfide,  the  fluorescent properties of 
DNS‐Az in the presence of various anions were examined in buffer/Tween. No comparable response was 
observed from other anions (Figure 3.4). Since the detection is based on the reducing property of sulfide, 

































































































































intensity showed a reproducible  linear relationship  in buffer/Tween against hydrogen sulfide  in all sol‐







Fluorescence was  determined  using  96‐well  plates: DNS‐Az  200  μM, Na2S  0‐100  μM  in  buff‐
er/Tween (excitation filter 340 nm, emission filter 535 nm). 
 
DNS‐Az was  found  to be  relatively  stable under  room  light. However,  it was  found  that pro‐
longed UV  radiation  (>5 min) enhanced  the  fluorescence  intensity of DNS‐Az  (Figure 3.7). As a  result, 
fluorescence intensity should be recorded using freshly made reaction mixture in order to obtain repro‐








































































































































































































































real‐time  sulfide  concentrations  in bovine  serum. When DNS‐Az was  added  at  several different  time 





















































































































































































Subject # 1 2 3 4 5 Average 
































































into 100  μL of samples  in a 96‐well plate. Then  the  fluorescence  intensity was measured on a micro‐
plate reader (excitation lamp filter 340 nm, emission filter 535 nm).The readings were then compared to 






of age were purchased  from The  Jackson Laboratory  (Bar Harbor, ME).   Mice were anesthetized with 















of 1 μM  in buffer/Tween and 5 μM  in bovine serum with a signal‐to‐noise ratio of 3:1. The  linear rela‐












nism of sulfide’s cellular actions  remains  to be understood, and novel H2S  releasing drugs need  to be 
developed. We feel that this fast, selective, efficient and  low‐cost detection method for sulfide will be 
very useful  in the booming research  field of hydrogen sulfide.  In addition, we are very pleased  to see 
more fluorescent probes being developed based on this redox mechanism.157, 158, 163‐167  
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APPENDICES  
Appendix A. 1H‐ and 13C‐NMR spectra of final compounds used in quorum sensing inhibition tests 
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Appendix B. 1H‐ and 13C‐NMR spectra of intermediates in CBT‐TTP synthesis 
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Appendix C. 1H‐ and 13C‐NMR spectra of DNS‐Az and DNS‐NH2 
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